













































Microbial  polyketide  synthases  (PKS)  are  biological  factories  for  the  production  of  potent  natural 
products,  which  include  clinically  relevant  antibiotics,  anti‐cancer  drugs,  statins  and  more.  The 
exceptional chemical diversity generated by PKSs is encoded in a modular architecture for precursor 
extension. The domains required for one step of precursor elongation and modification are combined 
into a  functional polypeptide module, which  is segregated  into a mandatory condensing  region  for 




a  linearly organized assembly  line of multiple modules  (modPKS), where  the nascent polyketide  is 
handed over from one to the next module. The collinearity between synthesis and protein sequence 
in modPKS holds promise for rational re‐engineering in order to produce novel bioactive compounds. 
Despite  their cyclic mode of action,  iPKS may employ specific reaction programs, which  introduces 
different substitutions in each iteration by selective use of individual catalytic domains.  
At the beginning of the thesis, the architecture of PKS modules as a basis for their modular organization 
and programmed biosynthesis was unknown. This  thesis was  focused on  structural  studies of  the 
architecture  of  PKS  modules,  intramodular  crosstalk  and  functional  programming.  Chapter  one 
provides a comprehensive introduction into the molecular biology of PKS function. 
Chapter  two  provides  a  hybrid  crystallographic  model  of  an  iPKS module  and  demonstrates  its 
relevance also for modPKS. Overlapping crystal structures of a condensing and a complete modifying 
region provided the first atomic model of a PKS module with a total of 10 catalytic domains. Multiple 













by  mechanism‐based  crosslinking.  Visualization  by  cryo  electron  microscopy  at  7.1 Å  resolution 
revealed asymmetry of ACP‐KS  interactions and depicts conformational coupling across the dimeric 
PKS for coordinated synthesis. 
Chapter  five  integrates  the  results  into  the  current  structural and biological  context and discusses 
current opinions and future perspectives in the field. The results of this thesis reflect the relevance of 
linker‐based connections rather than stable domain‐domain interfaces for PKS architecture. This work 
















































































































































































































































































































































































also  called  residues) with  a  typical  length  of  80‐10,000  aa  that  are  linked  via  peptide  bonds  and 
therefore are also called polypeptides. Every amino acid contributes one side chain of defined chemical 
properties to the polypeptide and their sequence is encoded in genetic information, which is translated 
into proteins by  ribosomes. Once a protein  is produced,  its polypeptide  folds and adopts a higher 
ordered structure, which  is hierarchically classified  into the primary (aa sequence), secondary (local 
















prosthetic  groups,  such  as  the pantothenic  acid  (vitamin B5) derived phosphopantetheinyl  (Ppant) 
cofactor. 

















properties  or  stabilize  chemical  bonds.  Biotin  is  used  for  the  activation  of  carbonic  acids  in 
carboxylation  reactions,  whereas  lipoyl  is  an  oxidation  agent  for  the  production  of  energy‐rich 
thioesters. Phosphopantetheinyl  (Ppant)  cofactors are derived  from CoA and  tether  substrates via 
thioesters that can be utilized to form and cleave carbon‐carbon bonds, respectively. In their active 












1.6.3).  This  provides  an  efficient  protection  mechanism  of  highly  reactive  intermediates  during 





carboxyl  carrier  protein  (BCCP)  domain  from  yeast  acetyl‐CoA  carboxylase  (PDB:  5CSA)9.  c,  Peptidyl  carrier 
protein  (PCP)  domain  seven  of  the  teicoplanin  nonribosomal  peptide  synthetase  (NRPS)  of  Actinoplanes 
teichomyceticus (PDB: 2MR7)10. d, Acyl carrier protein (ACP) domain of the non‐reducing polyketide synthase 
(NR‐PKS) PksA from Aspergillus parasiticus (PDB: 2KR5)11. All carrier proteins tether their substrates covalently 















actinorhodin polyketide  synthase  (PKS)  (both)  from  S.  coelicolor A315,16.  In PKS and non‐ribosomal 
peptide synthetase (NRPS) pathways, often several synthase and synthetase units, respectively, can 
be found that usually do not interfere. Recent biochemical and structural studies of ACPs with their 







holo‐form  by  post‐translational modification  reactions.  Phosphopantetheinylation  of ACP  and  PCP 
domains is achieved by transfer of Ppant from CoA to the conserved active site serine of helix II (Figure 
1.3a, d). This reaction  is catalyzed by phosphopantetheinyl  transferases  (PPT) such as  the bacterial 
AcpS and Sfp. AcpS is responsible for loading the ACP of bacterial fatty acid biosynthesis (Figure 1.3b), 
whereas Sfp  is  the PPT of  the  secondary metabolism pathway of  the  surfactin NRPS  from Bacillus 
subtilis, which produces the antibiotic lipopeptide surfactin (Figure 1.3c, d). It was shown that usually 

























the group of  trimeric AcpS  (Figure 1.3b). Sfp contains two PPT domains that are  fused  in a pseudo 
dimer  with  only  one  active  site  (Figure  1.3c).  Interestingly,  the  Sfp‐PCP  complex  buries  the 




Enzymes  can  occur  either  as  monomers,  oligomers  as  part  of  a  multi‐subunit  complex  or  as 










Multi‐subunit and multienzymes have  in  common  that  they provide  short active  site distances  for 
efficient  substrate  channeling. However,  the  domains  in multi‐subunit  complexes  are  involved  in 
dissociation equilibrium reactions and therefore require strong interfaces on all domains that permit 
permanent interactions. In higher oligomeric multienzymes individual domain interfaces are relatively 
weak, because  the presence of several  interfaces  in a single polypeptide provides avidity and  thus 
might reduce the evolutional pressure on maintaining strong interfaces. This can become a problem 















Polyketide  synthases  are  large  dimeric  multienzymes  responsible  for  the  production  of  natural 
products with biological activities such as antibiotics, anticancer drugs,  toxins, statins, cell envelop 
components of mycobacteria and many more51 (Figure 1.5). By the beginning of the millennium more 
than 60 % of  all  anticancer  and 75 % of  all  anti‐infectious disease drugs were  from natural origin 













groups, double bonds, and  fully saturated carbon‐carbon bonds. The name derives  from  their core 
catalytic activity, which elongates a carbon chain in Claisen‐like condensation reactions and produces 
β‐di‐carbonyl  functions  that are subject  to  further modifications. Additionally, many pathways and 
producer strains contain  tailoring enzymes  that  introduce  further modification  to  the products  like 
methylation, oxidation or the transfer of amino acids and sugars to increase solubility. 









PKS  can  produce  a  large  variety  of  chemically  divergent  bioactive  compounds  including  antibiotics, 
immunosuppressants, cell envelop components, statins (anti‐cholesterol), toxins and many more. Names and 
functions (italic) are indicated. Except for tetracycline all shown products are produced by type I PKS. 
PKS  are  classified  to  three  superfamilies:  Type  I  PKS  are  large  ACP  dependent multienzymes  as 


















100 kbp)  by  advanced  cloning methods61‐63  and  heterologous  expression  under  the  control  of  an 
inducible promoter in a designated producer strain, that still might not provide all required precursors 
or exhibits a different tailoring apparatus64. In many cases this represents a daunting, if not impossible, 




















cofactor  with  the  tethered  substrate  into  the  active  site  tunnel.  The  condensation  occurs  by 
decarboxylation of the β‐carboxy ester by forming a carbon nucleophile that attacks the thioester of 
the priming substrate with the KS active site cysteine (Figure 1.6a). The product  is an ACP tethered 
β‐keto  thioester, which  can  be  transferred  back  to  the  KS  active  site  for  further  rounds  of  chain 
elongation  or  to  optional  modifying  domains  that  catalyze  reductions,  water  eliminations, 



















biosynthesis, a priming substrate has to be  loaded onto ACP by an SAT or  loading AT, which  is subsequently
transferred to the KS active site. In the same way all other extender units are loaded, but a different AT might be
used. Once  both  substrates  are  enzyme  tethered  and  bound  to  the  KS,  chain  elongation  is  catalyzed  by  a
decarboxylative Claisen‐like condensation. The product can either be modified, released or transferred back to
the KS active site cysteine for another round of elongation. Transition states of the KS reaction are indicated in






All  modules  have  a  mandatory  condensing  region  (baseline)  and  differ  in  the  optional  modifying  region
(indented). CMeT domains are rarely observed, but can exist in all combinations with other modifying domains.










serves  a  regulatory  function  in  programming  substitution  patterns  in  fungal  iterative  polyketide 
biosynthesis70.  
All condensation and modifications are under precise stereocontrol71. If an α‐substituted extender unit 
is  loaded,  such  as methyl‐malonyl  CoA,  the  configuration will  be  inverted  during  the  condensing 
reaction72.  In  the modifying  region  the domains either produce  stereoisomers as part of  the main 











is  supposed  to  increase  the net‐flux of  substrates48. A module  can either  catalyze  condensing and 




While all known members of  type  II and  III  superfamilies are  iPKS,  type  I  splits  into  seven groups, 
whereof  five  have  an  iterative mode  of  action76:  Polyunsaturated  fatty  acid  synthases  (PUFAs)77, 






PKS,  but  the  products  reveal  non‐uniform  substitution  patterns.  This  is  caused  by  selective 
modifications in every iteration in a programmed manner. The precise mechanism of programming is 
still enigmatic, but recent publications on HR‐PKS support a kinetic substrate competition model70,82 







DH‐[Ψ]CMeT‐ER‐KR‐ACP. PR‐PKS are the  least studied class. They  lack an ER domain  (KS‐AT‐DH‐KR‐
ACP), reveal a similar programming mechanism and are proposed to form homotetramers64,84, like the 
6‐methylsalicylic acid synthase (MSAS)86. NR‐PKS produce aromatic products often containing several 













NR‐PKS48,91  in  deconstruction  experiments85,  indicating  common  interaction mechanisms.  TE/CLC 
domains control the substrate release and serve an editing function that off‐loads stalled products48,94. 
Representatives  of  this  class  are  the  aflatoxin  (PksA)  (Figure  1.7a),  cercosporin  (cersposporin 
biosynthesis gene 1, CTB1, chapter 4) and the Citrinin (PksCT, chapter 3) NR‐PKS. 
Another  group  of  iPKS  that  are  phylogenetically  closely  related with  fully  reducing modular  PKS 
(chapter 1.5.3) (KS‐AT‐DH‐ER‐KR‐ACP), but distant to fungal HR‐PKS44, comprise mycobacterial MAS‐
like PKSs95(Figure 1.7b). Mycobacteria are known for the production of very long and branched chain 
fatty  acids  as  part  of  their  outer  cell  envelop51,96  and  stand  out  beyond microorganism  for  their 













dimycocerosate and contribute to cell wall  impermeability95,98,  inhibit native  immune response99‐101, 
and determine lipid‐specific replication of Mycobacterium tuberculosis in lung tissue102. The group of 
MAS‐like  PKS  comprises  seven  PKS,  which  are  involved  in  different  and  not  yet  completely 
characterized  pathways.  High  sequence  identities  of  approx.  60 %  indicate  a  high  structural 

























(e.g.  in  the  epothilones modPKS116,117)  and  programmed module  skipping  (e.g.  in  the  pikromycin 
modPKS118) or modules  that catalyze more  than one cycle116,119‐121 as shown by module  five of  the 
borrelidin PKS, which catalyzes three cycles of fully reducing polyketide extension122. Even for DEBS 
could be shown that aberrant iterations of the fully reducing module four (Figure 1.8a) are possible123, 
which was  called  stuttering.  Later,  domain  and module  truncation  experiments  showed  that  the 
downstream KS of an  iterative module  can  select  for  correct  substrates124 and  swapping of an N‐
terminal  part  of  helix  I  from  DEBS  ACP3  to  DEBS  ACP2  can  induce  iteration  of module  three26. 
Furthermore,  it  was  shown  that  the  Pikromycin  PKS module  five  (PikAIII)  can  iterate  in  in  vitro 
experiments,  if  it  lacks  its  assembly  line  environment118.  Recently,  a  “turnstyle” mechanism was 







a,  Schematic  representation  of  the  cis‐AT  PKS  6‐deoxyerythronolide  B  synthase  (DEBS)  showing  a modular 
organization  colinear  from  the  genes  in  the  genome  (large  outlined  arrows)  to  the  biosynthetic  reactions



















the AT.  In  some  cases,  these  domains  can  occur  as  discrete  domains  and  sometimes  even NRPS 
adenylation domains are  involved  in  loading an amino acid primer on an ACP126. The  last module 
usually contains a TE, which releases the product or transfers it to tailoring enzymes. The modules in 
the middle most likely have evolved by gene duplication and recombination events41 and recently it 
was  shown  that  the  KS  domain  coevolves  with  its  upstream modifying  region127.  Based  on  this 
observation, a new evolutional module definition was proposed  in which a module consists of AT‐










AT  PKS  use  AT  domains  to  incorporate  acyl  branches,  trans‐AT  PKS  compensate  this with  CMeT 
domains as part of their modifying regions69. Compared to cis‐AT domains, trans‐AT PKS appear more 









manipulation  of  the  corresponding  PKS.  Manipulation  strategies  include  domain,  module  and 
modifying/condensing  region  swaps, module  shuffling,  precursor  feeding, mutasynthesis,  directed 
evolution, and pathway  level combinatorial biosynthesis. Some of  these attempts were  successful, 
such as AT and modifying region swaps of DEBS with the rapamycin PKS132 or SAT swaps  in NR‐PKS 






and made  it  to  the market:  Doramectin  (Dectomax®)  is  the most  effective  antiparasitic  drug  in 
veterinary medicine  and was  generated by  swapping  the highly unspecific  LDD of  the  avermectin 
modPKS (AVES1) with the cyclohexan carboxylic acid specific LDD of the phoslactomycin modPKS141,142. 
High throughput screening methods involve mutasynthesis and directed evolution. In mutasynthesis, 





other approaches have been developed  that  target  the PKS products. Many polyketides have poor 






reduced  yields141,  the  lack  of  appropriate  expression  hosts,  size  limitations  of  classical  cloning 















and salt dependency was not documented  in experimental procedures  for PKS.  In 2001  the age of 
structural  biology  on  FAS  and  PKS  begun  with  an  initial  cryo  electron  microscopy  (cryo‐EM) 
reconstruction of  the human FAS, which was misinterpreted as antiparallel dimer  in a head‐to‐tail 



















ΨKR  domain  as  observed  in  DEBS  KR1,  this  region  contained  another  inactive  domain  that was 
identified as partially deleted pseudo CMeT domain (ΨCMeT). This domain and its location in sequence 
(DH‐ΨCMeT‐ΨKR‐ER‐KR)  represents  yet  another  similarity  between mFAS  and  cis‐AT  (i)PKS, while 












the  direction.  c,  Crystal  structure  of mFAS  at  3.2 Å  resolution  (2008,  PDB:  2VZ9).  The  structure  reveals  an
asymmetric X‐shaped dimer with clear separation in the condensing and modifying region. The modifying region 
reveals  direct  domain‐domain  interfaces.  ACP  and  TE  domains  remained  unresolved.  d,  Schematic 
representation showing  the domain connectivity and  the  location of  the unresolved ACP and TE  in a  resting 
position. e, Random conical tilt reconstructions (upper row) and simulated band‐pass filtered (21‐330 Å) map of 
fitted  domains  show  high  conformational  variability.  The  condensing  region  can  rotate  by  up  to  90° 
(distinguishable by  the model)  and  swivel  laterally by up  to 25°.  (violet: KS, blue: MAT,  turquoise: DH,  red: 










1.3).  Type  II  ER  domains  are  either  NADPH‐dependent  tetrameric  short‐chain 
dehydrogenases/reductases  (SDRs)  or  FMN  dependend  dimeric  a  TIM‐barrel  (triosephosphate 
isomerase  fold)  proteins,  whereas  the  mFAS  ER  has  an  NADPH‐dependent  medium‐chain 
dehydrogenase/oxidoreductase  (MDR)  fold.  All  KR  domains  are  NADPH‐dependent  SDRs  and 
tetramers in type II FAS, but pseudo dimers of ΨKR/KR in mFAS. Notably, the dimeric unit of a type II 
tetramer  shares  the  same  interface with  the ΨKR/KR pseudo dimer and  represents again another 
example  for domain  fusion  in multienzymes.  In comparison with  type  II FAS,  this shows  that most 















complementation  assays  that  could  only  be  explained  by  180°  rotations  of  these  two  regions153. 
However,  the  relevance and extent of  these conformational states  for PKS  remain unknown, since 
similar complementation assays of a mini‐DEBS (DEBS module 1+2+TE, chapter 1.5.4) did not agree 
with  rotations  of  up  to  180°,  but  also  did  not  exclude  large  scale  conformational  changes  in  this 
region154. 
In summary, mFAS and PKS are two families of multienzymes that share principles of their structural 




















determined  that  share virtually  the  same organization  (Figure 1.11a). Furthermore,  low  resolution 
small‐angle X‐ray  scattering  (SAXS) envelops of DEBS module  six  and  a DEBS3  (bimodule) were  in 
agreement with this organization43. However, during manuscript preparation of chapter 2, cryo‐EM 
structures of the pikromycin PKS module 5 (PikAIII), containing the smallest modifying region with only 
one  KR, were  solved  at  7.3‐9.5 Å  resolution  by  cryo‐EM42,45  (Figure  1.11b).  Compared  to  the  PKS 
condensing regions solved by X‐ray crystallography (approx. 50 % sequence identity) and almost the 
same  linker  length  (diverging  by  1‐3  aa),  the  PikAIII  structure  has  an  entirely  different  domain 
organization. The AT and LD domains are rotated by more than 90° relative to other PKSs condensing 












below  the  structures.  Domains  are  colored  according  to  the  sequence  representation.  In  yFAS  a

















More  in agreement with existing PKS  structures  is  the observed dissociation  into monomers upon 
deletion of a C‐terminal  fragment. Similar observations have been made  for other PKS condensing 
regions43,44,46.  In  the  context  of multiple  domain  interactions  in multienzymes,  this  provides  less 
obvious, but crucial implications for structural studies. Excision of fragments from larger multi‐domain 
proteins is a common approach to study macromolecular structures. However, the interpretation of 
the  results  must  always  reflect  these  circumstances,  particularly  if  oligomeric  properties  are 
transferred to the full length protein. All of the structures mentioned above are part of multienzymes, 
which  are  known  to  be  in  a monomer‐dimer  equilibrium151‐155,  and  contain  interfaces  on  several 
domains as part of one polypeptide.  In comparison  to discrete oligomeric  type  II PKS and FAS,  the 










ER‐KR  fragment of  the  spinosyn PKS module  two  (SpnB  ER‐ΨKR/KR) was  crystallized47  as partially 
unfolded domain swapped monomer and analyzed by SAXS. The structure revealed a 180° rotation of 
the  ER  relative  to  the  ER  in mFAS  (Figure  1.12b)  and  remodeling  on mFAS was  proposed  to  be 
impossible due to short linkers. In combination with a monomeric ER derived from limited proteolysis 










Structural studies of NR‐PKS were  limited  to  the  individual domains PT92, ACP11, and TE181 of PksA. 











carrier  proteins  could  be  crystallized  that  provide  insights  in  their  interactions  with  target 
domains13,19,25,28,30,31,34,38,39,173,183‐186,  including  the  previously  discussed  AcpS  and  Sfp  (Figure  1.3). 
Despite the large variety of different structures only the structure of yFAS186 shows an ACP in complex 
with  an  intact multienzyme.  Two  structures of PKS domains  (3‐hydroxymethylglutaryl  synthase185; 
trans acting AT173) are available, both belong  to a  type  I pathways, but are crystalized with ACP  in 
isolation. The other structures belong to type II FAS or related pathways. All structures have in common 









as  another  ACP  binds  to  the  other  side  of  the  dimer.  Another  mechanistically  interesting  ACP 








However, much  less  structural  data  is  available  on  type  I  PKS  and mFAS  that  do  not  sequester 
substrates in “switch blade” mechanism11,14. The yFAS was crystallized with its ACP bound to the KS, 
but mostly  it was  not  considered  as  relevant  for  PKS  and mFAS,  because  yFAS  has  a  completely 
different architecture, the ACP contains a four helix extension at the N‐terminus and it contains a cavity 
that might be used  for  substrate  sequestration186. Besides  yFAS,  the  cryo‐EM  structures of PikAIII 
contain ACPs  in  various positions, but besides of one  (with  the KR, EMDB: 5664) none  fulfills  the 
distance requirements for a catalytically relevant interaction42,45. Besides these structures, most details 
about ACP interactions in PKS modules were derived from functional assays of DEBS and NR‐PKS. For 
DEBS  it was  shown  that  the directional  transport along  the assembly  line  is partially mediated by 
alternating charge‐charge interactions of ACP helix I (ACPn) with the downstream condensing region 
(KS‐ATn+1). Swapping  the N‐terminus of DEBS ACP3 helix  I with DEBS ACP2  induces  iteration of  the 




is  usually  a  TE,  which  was  already  shown  to  regulate  non‐reducing  polyketide  biosynthesis  and 
determines success or failure in deconstruction experiments48. ACP interactions in NR‐PKS appear to 
be highly conserved, because ACPs, PTs and entire condensing/loading  regions can be  functionally 
swapped with other NR‐PKS. Based on homology models, mutations and  site  specific  crosslinking, 
interactions  of  NR‐PKS  ACPs  have  been  probed with  PT194  and  KS21  domains. Most  interestingly, 















1.5.2),  this PKS was  initially annotated as mycocerosic acid synthase  (MAS)  in sequence databases, 





by CMeT domains was shown to be directly  involved  in programming modifying reactions  in fungal 














2 MYCOCEROSIC	 ACID	 SYNTHASE	 EXEMPLIFIES	 THE	



























fungal  iPKSs  (fiPKSs)55. However,  in some cases non‐colinear  iterative action  is also observed  for 
modPKSs modules and is controlled by the assembly line environment116,119. PKSs feature a structural 
and  functional  separation  into  a  condensing  and  a modifying  region  as  observed  for  fatty  acid 
synthases  (FASs)162. Despite PKSs’ outstanding  relevance,  the detailed organization of PKSs with 
complete  fully‐reducing  modifying  regions  remains  elusive.  Here,  we  report  a  hybrid  crystal 
structure of Mycobacterium smegmatis mycocerosic acid synthase (MAS) based on structures of its 
condensing and modifying regions. MAS is a fully reducing iPKS, closely related to modPKSs, and the 
prototype of mycobacterial MAS‐like  (Msl‐)51,95 PKSs.  It  is  involved  in  the biosynthesis of C20‐C28 
branched‐chain fatty acids, which are important virulence factors of mycobacteria100. Our structural 
data reveal a dimeric linker‐based organization of the modifying region and visualize dynamics and 
conformational  coupling  in PKSs. Based on  comparative  small angle X‐ray  scattering  (SAXS),  the 
observed  modifying  region  architecture  may  be  common  also  in  modPKSs.  The  linker  based 
organization  provides  a  rationale  for  the  characteristic  variability  of  PKS  modules  as  a  main 




condensing  region  (KS‐AT).  The  product  can  further  be  sequentially modified  by  a  ketoreductase 
(ΨKR/KR), a dehydratase  (DH), and an enoylreductase  (ER)55,196. These optional domains  form  the 
variable modifying region of PKSs. MAS is a fully‐reducing PKS with a complete modifying region (DH‐
ΨKR‐ER‐KR). It iteratively elongates linear C12‐C20 starter fatty acids in one to four rounds with methyl‐




















like  AT  subdomain)  and  a modifying  region  (DH:  dehydratase,  DHHD1/2:  DH  hot‐dog  fold  1  or  fold  2,  KR: 
ketoreductase, ΨKR: non‐catalytic pseudo‐KR domain, ER: enoylreductase, ERNB/SB: nucleotide/substrate binding 







is  in  monomer‐dimer  equilibrium  in  solution  with  a  Kd  of  0.4 mM  as  determined  by  analytical 
ultracentrifugation (AUC). It  is the first condensing region crystallized as monomer, but dissociation 








A  single mode  of  dimerization  based  on  canonical  KS  organization was  identified  by  automated 








The DHs connect  the modifying  region  to  the post‐AT  linkers of  the condensing  region. We solved 
crystal  structures  of  a  MAS  DH  construct  (aa  884‐1186),  which  overlaps  in  sequence  with  the 
crystallized KS‐AT,  in  two crystal  forms with a total of six protomers arranged  into almost  identical 
dimers (Extended Data Table 2.1a). The DH protomer is composed of two hot‐dog folds connected by 
a 20 aa hot‐dog linker (Figure 2.1c). A hydrophobic substrate binding tunnel extends over both hot‐












The  crystallographic  asymmetric  unit  reveals  a  complex  packing  of  nine  dimers  related  by  non‐
crystallographic  symmetry  (NCS).  The  corresponding  18  polypeptide  chains  comprise  20,502  aa 
(2.2 MDa protein mass), of which 17,680 are modeled. Real‐space NCS averaging and NCS‐restrained 











ΨKR/KR  didomain47  (Extended  Data  Table  2.2a),  even  though  these  ERs  are  monomeric.  The 
dimerization mode of MAS ER closely resembles those of the ERNB subdomain of the PpsC modPKS and 
the  ER  of  FAS162,199  (Extended  Data  Figure  2.7c).  The  split  ΨKR/KR  resembles modPKSs  ΨKR/KR 
























































the  hybrid model  consequently was modelled with  an  α‐helix  (Extended  Data  Figure  2.9a, b),  in 
contrast  to  an  irregular  linker  in  FAS. Notably,  short  helices  in  equivalent  sequence  positions  are 
observed  in modPKS DEBS DH4175  and Rif DH10179  as well  as  in RhiE KS‐B131  (Extended Data  Figure 
2.9c, d), suggesting a more general conservation of helical linkers in modPKSs. 
Conformational dynamics are a key component of multi‐enzyme action. They have been visualized by 


















linkers  connect  the  two  regions  without  secondary  interactions.  The  orientation  around  the  linkage  is
presumably flexibly and has been modeled according to the FAS structure. A homology model of mobile ACP is
indicated  (transparent  grey)  in  a  resting position without domain  interactions. b, Conformational  variability 
based on a comparison of 18 MAS modifying region chains and five homologous condensing region (Extended 
Data Figure 2.10e,  f)  structures  in  combination with normal‐mode analysis are  shown. The  lateral ER dimer
motion  on  the  DH  platform  is  coupled  to  a  rotation  of  both  double‐tethered  ΨKR/KRs  by  up  to  40.4°





AT‐ACP  anchor  distances.  Variations  between  condensing  regions  correspond  to  a  hinge‐bending 
motion  of AT  around  a  pivot  in  LD  (Supplementary Video  2,  Figure  2.4b). Although  experimental 
evidence of flexibility in each system is lacking, normal‐mode analysis indicates a conservation of this 
hinge in all KS‐AT didomains. In the EM reconstruction of PikAIII the AT domain is rotated by approx. 
90°  relative  to  MAS  and  remains  a  clear  outlier  to  the  set  of  KS‐AT  regions  depicted  by 
crystallography46,162,163, EM165, and SAXS43. 
The MAS  hybrid model  is  a  prototype  for Msl‐PKS  organization95. Moreover,  our  structural  data 
reinforce the sequence‐based conclusion that MAS also serves as a paradigm for modPKSs. Despite its 























Models  of  PKS modifying  regions  based  on  SpnB‐ER‐ΨKR/KR  and MAS  are  clearly  distinct  on  a 
macromolecular  scale and can be experimentally distinguished via SAXS distance distributions. We 
selected  two  well‐expressed  modifying  regions  from  modPKSs  bimodules,  EryA  of  Gamma 
proteobacterium  HdN1  (GpEryA)  and  “Pks”  (Uniprot:  Q3L885)  from  Mycobacterium  smegmatis 







structure of  the modifying  region based on dimeric DH and ER domains and provides  insights  into 
conformational  variability  and  coupling  in  fully‐reducing  PKS modifying  regions.  The  linker‐based 
architecture supports modularity of the modifying region by requiring only the adaptation of variable 
linker  regions  for  evolutionary  domain  shuffling.  It  thus  rationalizes  an  important  aspect  of  the 
outstanding  success  of  the  PKS  architecture  in  the  generation  of  chemical  diversity.  Our  results 
highlight  the  relevance  of  matching  linker‐,  rather  than  domain‐domain  interactions  in  PKS 
engineering. They contribute to the fundamental understanding of PKS architecture, as well as to the 
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D.A.H.  purified MAS,  optimized MAS  crystallization,  determined  the  structure  of  the  isolated  DH 


















by Dr.  J. Zedelius  (Max Planck  Institute, Bremen, Germany). Cells were  resuspended  in  lysis buffer 
41 
 




KR  (A0R1E8,  884‐2020),  “Pks” DH‐ΨKR‐ER‐KR  (Q3L885,  2450‐3580) were  cloned  into  pNIC28a‐Bsa 


























Streptomyces  chaperonins.  DH‐ΨKR‐ER‐KR  eluted  at  17‐20 mS/cm.  Pure  fractions  were  pooled, 
supplemented with TEV protease (1 mg protease per 100 mg tagged protein) and incubated for 10 h 
at 4 °C. Uncleaved protein, as well as the cleaved His6‐tag was removed by passing the solution through 
a 5 ml orthogonal Ni‐affinity  column  (GenScript).  The  flow‐through was pooled,  concentrated  and 
subjected to gel permeation chromatography (Superdex 200 16/60, GE Healthcare) using GPC buffer 
(20 mM HEPES pH 7.4, 250 mM NaCl, 5 % glycerol  (v/v), 5 mM dithiothreitol). Pure  fractions were 




























20 %  (v/v) ethylene glycol, 0.1 M MES pH 7.0, 52 mM MgCl2, 52 mM CaCl2) and 0.2 μl  seed  stock. 
Diffraction  properties were  optimized  by  crystal  dehydration: Over  a  period  of  4 h  crystals were 
transferred  to  a dehydration  solution  (0.05 M MES pH 7.0, 25 % ethylene  glycol, 25 % PEG 3,350, 
56 mM MgCl2, 56 mM CaCl2, 1.5 mM NADP+) by a step‐wise exchange of the drop solution. All crystals 




100 K. Data  sets  of DH  crystals were  collected  at  beamline  X06DA  (P21:  λ= 0.999870 Å,  T= 100 K; 
P21212: λ= 0.97626 Å). All other data sets were collected at beamline X06SA (KS‐AT: λ=0.97940 Å, DH‐
ΨKR‐ER‐KR: λ= 0.97626 Å). Data reduction was performed using XDS203 and XSCALE203, datasets were 





of  the  last ordered C‐terminal  residue.  The  construct with  the most  extended C‐terminus  (1‐892) 
revealed aa 887 as last ordered residue, which is overlapping in sequence with the modifying region. 
Thus we continued refinement only for crystals of this variant (aa 1‐892) with unit cell constants of 
a= 77.5 Å,  b= 77.5 Å,  c= 371.2 Å  and  a  solvent  content  of  56 %. A  final model was  obtained  after 
iterative cycles of real space model building in COOT207 and TLS refinement in Phenix204 and was refined 







modification  and  NCS  averaging  with  PARROT208,  followed  by  automated  rebuilding  with 
BUCCANEER206. Final models were obtained after  iterative cycles of model building  in COOT207, and 
refinement  in BUSTER209  (P21)  and  Phenix204  (P21212),  yielding  excellent  geometry  (Ramachandran 
favored/outliers: P21=98.2 %/0.0 %; P21212=98.2 %/0.2 %) and Rwork/Rfree values of 0.18/0.20 (P21) and 
0.15/0.18 (P21212) (Extended Data Table 1a). 












further  regions  were  generated  by  homology modelling  using  Swiss Model211.  In  order  to  allow 
unbiased refinement in real and reciprocal space, phenix.reflection_tools204 was used to define a thin‐
resolution shell‐based test set212, and test set reflections were excluded from calculating maps, which 
were used  for  real‐space  refinement.  Initial  refinement  cycles  included  rigid body  refinement and 
restrained  refinement.  The  impact  of  various  low‐resolution  restraint  formulations  on  refinement 
were  tested  carefully.  Local  NCS  is  particularly  well‐suited  for MAS  DH‐ΨKR‐ER‐KR  intermediate 
resolution refinement due to the high degree of NCS and the fact that using local NCS restrains avoids 
any external standard restraints based on assumptions on secondary structure or homologous peptide 


















map quality  typical  for maps at considerable higher resolution;  (Extended Data Figure 2.6f). Bound 
NADP+ cofactors were added for final refinement cycles. NADP+ is well ordered in the ER domain, while 
the nicotinamide moieties are disordered in the KR domains and were not included in the final model. 
A  total of  five KR and  four ΨKR domains, which  lack  stabilization by  crystal  contacts, were either 
disordered or present in multiple orientations, and not included in the final model, despite significant 
positive difference density. The KR domain in chain L shows a significantly more tilted orientation as 
observed  in all other  instances of the KR domains, which however agrees with the  identified hinge 
regions. A single model was placed  for this domain, which achieved the  largest  improvement of R‐
factors and was characterized by the lowest B‐factors after refinement, although a secondary alternate 
conformation might  be  present.  The  refinement  of  the  final model  (excluding  disordered  regions 
(chains):  883‐895  (E‐R),  1206‐1213,  1283‐1287,  1948‐1960,  ΨKR(I/L/O/Q‐R)  ,  KR(I/O/Q‐R))  was 




experiments were  performed  for MAS DH‐ΨKR‐ER‐KR  and MAS  KS‐AT.  140 µl  columns  containing 
proteins at concentrations of 3.5‐4.5 mg ml‐1 in GPC buffer were subjected to centrifugation at 4,800 
and  7,800 rpm  at  12 °C, with  detection  by  radial  absorbance  scanning  at  305 nm. At  each  speed, 
centrifugation was allowed  to proceed until  sedimentation equilibrium was attained, as  judged by 
pairwise  comparison  of  scans  using  the  approach  to  equilibrium  function  in  SEDFIT 
(https://sedfitsedphat.nibib.nih.gov).  Buffer  density  (1.0277 g/ml)  and  viscosity  (1.5306 cP)  were 




SEDFIT. The  radial absorbance  scans at equilibrium  for  the  two  speeds were globally  fitted  to  the 
"single species of interacting system" mode in SEDPHAT216 to determine the apparent molecular mass 














protein,  respectively.  Frames  with  artefacts  e.g.  from  air  bubbles,  were  identified  using  SLS/PSI 










distributions  p(r)  using  DATGNOM217  (Extended  Data  Table  2.1b).  Scattering  profiles  at  different 
concentrations were only combined if a noise reduction at medium and high scattering vectors could 
be obtained. 









of modifying  regions were generated based on  the crystal  structure of  the domain‐swapped SpnB 



















Schirmer, Biozentrum Basel, http://www.biozentrum.unibas.ch)  and MOLEMAN225.  The  automated 
Oligo algorithm226 as  implemented  in Swiss Model unambiguously detected and predicted a  single 
mode of dimerization of MAS KS‐AT based on sequence homology. Initially, the dimeric form of KS‐AT 
was  assembled  by  least  squares  fitting of  secondary  structure  elements on DEBS  KS5163.  Then,  all 
46 
 
residues  in  a  radius  of  7.5 Å  to  the  dimer  interface were  deleted  and multi‐template  homology 
modelling using modeller 9.15227 was used to construct a full‐length dimeric homology model based 
on  20  homodimeric  PKSs/FASs  KS  structures  and  the  interface  deleted  MAS  KS‐AT  structure. 
Remodeled regions (excluding all crystallographically defined regions beyond the radial cutoff) were 
geometry minimized using phenix.geometry_minimization204. The position where the post‐AT  linker 
becomes  disordered was  located  by  crystallization  of  KS‐AT  didomains with  three  different  linker 
lengths (1‐884, 1‐887, 1‐892). Normal mode analyses was carried out using the Bio3D228 library in “R”. 
Hinge bending analysis was carried out by pre‐aligning all structures to a reference substructure using 
LSQKAB229,  followed  by  a  MODTRAFO  (T.  Schirmer,  Biozentrum  Basel, 
http://www.biozentrum.unibas.ch)  analysis of  the moving  substructure. Principle  screw  axes were 
determined by averaging the direction vectors of the screw axes using Python Numpy and locating a 
central hinge point  from  the position of all screw axes. Active site distances were calculated using 
BIOPYTHON230.  All  axes  were  visualized  using  PYMOL231.  Interdomain  angles  of  DH  dimers  were 
calculated by pre‐aligning all DH dimers to one DH domain of MAS DH, followed by calculating the 
angle  between  the  first  principle  component  vector  of  the  secondary  structure  elements  of  both 






trans‐AT  and  36 modPKSs modules.  Structure‐based  sequence  alignments  of  all  PKSs/FASs  type  I 









a,  Crystallographic data  collection  and  refinement  statistics.  The  resolution  cutoff was  determined  by CC1/2














































c,  The  experimentally  determined  interatomic  distance  distributions  are  in  agreement  with  the maximum



































considerably  shorter  in  a  subgroup  of  modPKSs.  Sequence  numbers  and  secondary  structure  elements
correspond to M. smegmatis MAS (MAS (Ms) highlighted in orange). All modules are labeled as: Protein name
(organism abbr.) Uniprot number. Modules of Msl‐PKSs (green text), modPKSs (light green), fiPKSs (blue), and












template  homology  modelling  (gold);  color  coding  is  as  in  a.  c,  d,  Helix  formation  in  sequence  regions
corresponding to central linkers are also observed in the isolated crystal structure of the modPKS DH domain of














highlighted by  representative  colored helices. Translational  components are  indicated with an arrow on  the




















Models  (left)  of modifying  region  organization  and  their  respective  theoretical  and  experimental  scattering
curves as well as pair‐distance distributions (right) are shown. a, b, As proposed by Zheng et al., the intact SpnB 




fitting  to  experimental  SAXS  data. A  good  fit  (χ=1.79)  is  obtained  by  fitting  SAXS  data with  a  single model 
corresponding  to an average conformation of  the MAS structure. e, Sequence organization of  two authentic
modPKS modifying  regions  of  similar  ER‐KR  linker  length  to  SpnB  (left),  together  with  experimental  SAXS
















Structures of  the homologous  condensing  regions  are  aligned  and  animated  from MAS over PDB: 























assigned  as  mycocerosic  acid  synthase  (MAS)  in  sequence  databases  as  A0R1E8  in  Uniprot 





role  of  the  protein  in  the  production  of  2,4‐dimethyl‐2‐eicosenoic  acid,  a  lipid  component  of 
lipooligosaccharides, rather  than mycocerosic acids, via a reaction closely related  to  those of MAS. 
Until comprehensive characterization at the protein level is available, the protein we studied should 







3 FUNCTIONAL	 AND	 STRUCTURAL	 ANALYSIS	 OF	
































understood. Domain dissection and  reconstitution of PksCT,  the  fungal non‐reducing PKS  (NR‐PKS) 
responsible for the first isolable intermediate in citrinin biosynthesis, demonstrates the role of CMeT‐
catalyzed methylation in precursor elongation and pentaketide formation. The crystal structure of the 








then  extended  by  the  ketosynthase  (KS)  through  a  determined  number  of  decarboxylative 
condensation  reactions with ACP‐bound malonyl  extender  units  supplied  by  the malonyl‐CoA:ACP 
transacylase (MAT). In many cases, the newly extended intermediate is delivered to additional tailoring 
domains  that perform programmed modifications at  the  α‐ or  β‐carbon. Modular PKSs  (modPKSs) 
generally have a distinct module for each round of extension and modification, whereas iPKSs use the 







complete  understanding  of  how  methylation  is  programmed  and  the  structural  basis  by  which 
methylation  occurs will  be  essential  for  future  efforts  to  rationally  influence product methylation 
patterns.  Site‐selective  polyketide  C‐methylation  would  be  a  powerful  tool  to  engineer  new 
biosynthetic pathways, and many methyltransferases can accept SAM analogs with larger alkyl donors, 
further expanding potential scaffolds240. 
We  selected PksCT  as  an  initial  candidate  to explore non‐reducing PKS  (NR‐PKS) C‐methylation241. 
Responsible for the first  isolable  intermediate  in citrinin (1) biosynthesis242, PksCT produces a triply 
methylated pentaketide that is C2‐C7 cyclized by the product template (PT) domain and released as 
the  benzaldehyde  (2)  by  the  C‐terminal  reductase  domain  (R)  (Figure  3.1).  Previous  efforts  to 
understand NR‐PKS programming have benefited greatly from a deconstruction approach that allows 




and  substrate  selection243. We  sought  to expand  this experimental approach  to PksCT  in order  to 
isolate CMeT domain activity and explore the structural basis for NR‐PKS C‐methylation programming. 
Figure 3.1 | Proposed biosynthesis of 2 by PksCT. 





Using  the Udwary‐Merski  algorithm244  to  recognize  interdomain  linker  regions  in  a  set  of  related 
proteins, a domain deconstruction approach was applied to PksCT and used to generate mono‐ and 
multidomain  fragments  (Figure  S3.6A  and  Supplemental  Procedures).  All  constructs  gave  soluble 
protein  except  for  those  containing  the  SAT domain  in  initial  expressions. When multiple domain 
boundaries did not improve expression, we reassessed the reported exons using the FGENESH exon 








vivo  extracts  suggested  an  acetyl  starter242. We  confirmed  this mode of  initiation  in  vitro using  a 
radiochemical assay87. PksCT SAT was capable of loading an acetyl starter unit from [1‐14C]‐acetyl‐CoA 


























linear  intermediate,  a  feature  seen  previously  in  studies  of  the  highly‐reduced  polyketide 
lovastatin70,249,250. This series of  intermediates  indicates  that methylation occurs at  the  thioester α‐























despite diverse acceptor substrates and  low sequence conservation  (Liscombe et al., 2012)  (Figure 
3.3B).  The  closest  structural  homologs  are  the  SAM‐dependent  methyltransferase  from  Aquifex 
aeolicus (unpublished, PDB:3DH0), the methyltransferase domain of bacterial‐AvHen1‐CN (PDB: 3JWJ), 
a  putative  methyltransferase  from  Sulfolobus  solfataricus  (unpublished,  PDB:  3I9F),  NodS  from 
Bradyrhizobium japonicum WM9 (PDB: 3OFK) and the methyltransferase domain of bacterial‐CtHen1‐
C  (PDB: 3JWG) with a Cα  rmsd of 2.0‐2.4 Å and 160‐195 aligned  residues. The catalytically  inactive 
pseudo‐methyltransferase (ΨCMeT) of the human fatty acid synthase (FAS) aligns with a Cα rmsd of 
2.5  Å  (158  aligned  aa)201  and  is  the  closest  structural  homolog  in  carrier  protein‐dependent 
multienzymes. The C‐terminal subdomain integrates into the N‐terminal subdomain through a region 
around helix 15 that forms the base of the ligand binding tunnel, resembling an open palm (“palm helix 
region”), and  is structurally conserved  in mammalian FAS162,201, but deleted  in  insect FAS and some 
highly reducing‐PKSs (HR‐PKS) (Figure S3.8). 
The 144 aa N‐terminal CMeT subdomain (residues 1815‐1958) shares an interface of 1,515 Å2 with the 
C‐terminal  subdomain  and  adopts  an  uncharacterized  helical  fold  (Figure  3.3B).  Such  N‐terminal 
subdomains of Class I methyltransferases that cap the SAH/SAM‐binding pocket often serve a role in 
















(A)  CMeT  is  organized  into  an N‐terminal  linker  (grey),  an N‐terminal  subdomain  (violet)  and  a  C‐terminal 
subdomain (yellow). The active site is located at the subdomain interface, Fo‐Fc omit difference density at 2.5 σ
level  is  shown  for  SAH.  See  also  Table  S3.3  and  Figure  S3.9.  (B)  Topology  of  CMeT  highlighting  domain















of  the  SAH  contributes  to  the  formation  of  a  pocket  for  extended  substrates,  which  could 
accommodate varying polyketide chain lengths during elongation cycles 1‐3. 
The SAH is tightly bound at an interface of 356 Å2 along one side of the co‐substrate binding pocket via 













substrates  at  various  elongation  states might  slide  into  the  active  site.  Interestingly,  the  residues 
involved in the hydrophobic patch are highly conserved among other NR‐PKS CMeT domains – such as 
AusA, PkeA, MpaC,  and DtbA –  that  install different methylation patterns  than PksCT238{Regueira,  2011 
#1948,256 and are functionally conserved in both cis‐ and trans‐AT PKSs (Figure S3.8). 
















38  active  CMeT  domains  of  PKS  and  13  inactive  ΨCMeT  domains  of  HR‐PKS  and  FAS  were  aligned  and
phylogenetically analyzed (see Figure S3.8). Multienzyme family classifications are indicated in colored groups.
Units are given as amino‐acid  substitutions per  site. All  sequences are  labelled as  “protein name  (organism
abbreviation)  Uniprot  number”.  The  sequence  of  PksCT  corresponds  to  Item  S1  (°,  endosymbiont  of  this 
organism; ‡, diketide synthase; *, inactive ΨCMeT domain) 















methylmalonyl‐CoA  during  heterologous  expression  [for  closely  related  biochemistry  see:261,262]. A 
single  round of extension of methylacetoacetyl,  followed by  spontaneous pyrone  formation would 
result in 7, methylated at C‐4. The decreased activity of the CMeT His2067Gln mutant could allow for 







(A)  In  vitro  reconstitution  of  PksCT  SAT–KS–MAT  and  holo‐ACP with  CMeT mutants  show  that methylated
products  4,  5,  and  6  are  not  produced  by  His2067 mutants.  Tyr1955 mutants  are  capable  of  generating
methylated  triketides, but not pentaketides, suggesting a  role  for  this  residue  in acceptor substrate binding. 
Absorbance traces are shown at 280 nm for the CMeT variant indicated on the right and vertically offset; peak 3









Methylation  is  a  common  and  powerful  strategy  to  diversify  the  structures  of microbial  natural 









Unlike  for  LovB  CMeT,  PksCT  CMeT  is  not  competing with  a  KR  domain  and methylates multiple 
substrates. Therefore, PksCT CMeT appears  to have a  similar  function by adding methyl groups as 
check‐point tags, which are recognized by PksCT KS, such that a lack of methylation causes release of 




also  indicate  that methylation programming  is determined by other  features of  the  active  site or 






the  stereochemical  outcome,  notably  the A‐  and  B‐type  ketoreductase  (KR)  domains243.  A  similar 
dichotomy  for CMeTs, pro‐R or pro‐S, has not been  identified. The stereochemistry of methylation 








high degree of  conservation  at  the  level of  subdomain organization  and  active  site  assembly,  the 
organization of N‐terminal linkers in the CMeT domain of the NR‐PKS PksCT clearly deviates from those 
observed  for  the  ΨCMeT  domain  of  fully‐reducing mammalian  FAS,  indicating  distinct modes  of 
integration  in  the  two  systems.  The  exact modes  of  domain  integration  (and  the  extent  of  their 












and  other  PKS  subclasses.  In  the  absence  of  tailoring  domains,  the  number  of  cycles  of  ketide 
homologation  (chain  length  control)  is  dictated  principally  by  the  ketosynthase  domain.  C‐
methyltransferase domains distinguish  the Clade  III NR‐PKSs and afford  the  simplest  systems  to 
study programmed events occurring during iterative polyketide extension. Revealed clearly here is 
a defined interplay between correctly patterned methylations, which take place only during certain 
chain  elongation  cycles,  and  successful  ketide  extension.  The  strong  interdependence  of 
ketosynthase  and  C‐methyltransferase  behavior  will  be  a  constraint  in  the  re‐programming  of 
iterative PKSs to new synthetic tasks. To guide these efforts and to help understand how methylation 
impacts substrate elongation and programmed product formation, we obtained the crystal structure 
of  a  non‐reducing PKS  C‐methyltransferase domain  in  complex with  SAH,  providing  a  structural 
foothold  for  analyzing  programmed  methyl  transfer.  A  previously  uncharacterized  N‐terminal 
subdomain is involved in substrate binding, and sequence comparisons show this subdomain is an 
indicator  of  an  active  C‐methyltransferase.  Several  conserved  features  are  present  across 
functionally and biologically diverse PKS  families,  including an active  site histidine necessary  for 





Reagents were  purchased  from  Sigma  Aldrich  (St.  Louis, MO)  unless  stated  otherwise.  Standard 
















transcriptase.  PCR  amplification of  the  desired  exon boundaries was done using  the  cDNA  library 
products directly  (2  μL) with primers MpPksCTex1‐5  and MpPksCT‐SAT‐3  and Phusion polymerase 
(New England Biolabs, Ipswich, MA). Primers for the constitutively expressed actin gene MpAct5 and 


































SAM,  1 mM  NADPH,  and  1 mM  TCEP  in  reaction  buffer  totaling  250  μL.  AcSNAC was  prepared 
synthetically and MalSNAC was purified from MatB reactions94. After 4 h at room temperature, the 
reactions were quenched with 5 μL concentrated HCl and extracted into ethyl acetate 3 x 250 μL. The 




















0.4x0.2x0.1  mm3  within  three  days.  Prior  to  harvesting,  crystals  were  cryo‐protected  by  slowly 
exchanging the drop solution (0.1 M BIS‐TRIS 8.0 pH, 25 % (w/v) PEG MME 2K, 10 mM acetoacetyl‐
CoA, 20 % (v/v) ethylene glycol) followed by an incubation of 5 min and flash freezing in N2(l). SeMet 

















All  structures of native  and  SeMet‐labeled protein  revealed weak, but  significant  Fo‐Fc difference 
density for a partially occupied ligand in the ligand binding tunnel (Figure S3.10), which could not be 

















and  HR‐PKS.  Alignments  were  generated  using  Clustal  Omega269  and  phylogenetic  trees  were 
generated  using  the  neighbor  joining  algorithm  implemented  in  Geneious  version  8.1.6 
(http://www.geneious.com)235. 
3.12 Author	Contributions	
PAS  carried  out  all molecular  biology,  protein  production,  in  vitro  reconstitution  and  functional 







































































Relates  to  Figure  3.1  and  Figure  3.2.  A)  Sequence  conservation,  predicted  secondary  structure,  and  local















Sequence  Plasmid name  Parent vector  Tag  MW 
(kDa) 
SAT  M1‐G380  pEMpPksCT‐SAT  pET‐24a  C‐His6  41.8 
SAT‐KS‐MAT  M1‐I1288  pEMpPksCT‐SKM3  pET‐24a  C‐His6  144.0 
PT  T1285‐G1651  pEMpPksCT‐PT  pET‐24a  C‐His6  41.5 
ACP  T1652‐G1779  pEMpPksCT‐ACP  pET‐24a  C‐His6  15.0 



















Data collection       
Space group  H3  H3†  H3† 
Cell dimensions       
    a, b, c (Å)  98.37, 98.37, 133.43  98.52, 98.52, 133.20  98.13, 98.13, 124.45 
    a, b, g  ()   90.0, 90.0, 120.0  90.0, 90.0, 120.0  90.0, 90.0, 120.0 
Wavelength (Å)  0.99998  1.90747  0.97929 
Swipes  1  2  2 
Resolution (Å)  71.80 – 1.65‡  71.85 ‐ 2.05  50.21 – 1.85 
Rmerge (%)*  8.0 (159.6)  8.4 (102.9)  13.5 (274.2) 
I/sI*  10.61 (1.37)  15.62 (1.38)  13.75 (1.12) 
CC1/2 (%)*  99.9 (76.0)  99.8 (71.1)  99.9 (57.1) 
Completeness (%)*  98.9 (94.3)  97.9 (81.7)  99.8 (99.7) 
Redundancy*  6.6 (6.6)  8.5 (2.6)  10.4 (10.2) 
Unique reflections*  57,453 (4,045)  59,253 (3,685)  76,184 (5,646) 
       
Refinement       
Resolution (Å)  71.80 – 1.65     




No. atoms  6,512     
    Protein  6,173     
    Ligand  45     
    Solvent  294     
B‐factors  36.22     
    Protein (Å2)  36.29     
    Ligand (Å2)  26.84     
    Solvent (Å2)  36.11     
R.m.s deviations       
    Bond lengths (Å)   0.009     














#  Calculated [MH+] or [MNa+] m/z  Detected m/z (ppm)  Formula 
2  237.1127  237.1121(2.53)  C13H17O4 
3  127.0395  127.0391 (3.15)  C6H7O3 


























7  141.0552  141.0553 (0.71)  C7H9O3 
































































































CAN87161,  XP_001273475,  XP_002381902,  EHA28237,  XP_001818926,  XP_001393501,  CAK40124, 
XP_660990.1,  XP_658638.1,  AAR90253.1,  BAE66025.1,  XP_001243185.1,  CAK48487.1, 
XP_001559289.1,  XP_002149737.1,  XP_002567553.1,  XP_002487778.1,  XP_002340070.1, 




































Polyketide  synthases  (PKSs) are microbial multienzymes  for  the biosynthesis of biologically potent 
secondary metabolites. Polyketide production is initiated by loading of a starter unit onto an integral 
acyl carrier protein (ACP) and its subsequent transfer to the ketosynthase (KS). Initial substrate loading 
is  achieved  either  by multi‐domain  loading modules  or  by  the  integration  of  designated  loading 
domains,  such  as  starter  unit  acyl‐transferases  (SAT), of which  the  structural  integration  into  PKS 
remains unresolved. A crystal structure of the loading/condensing region of the non‐reducing PKS CTB1 
demonstrates the ordered insertion of a pseudo‐dimeric SAT into the condensing region aided by the 












the  phosphopantetheine  (Ppant) modified  holo‐ACP,  while  the  KS  catalyzes  the  elongation  of  a 
polyketide precursor by decarboxylative Claisen condensation with the ACP‐bound acyl extender unit. 





alkene, or alkane. PKS modules either act  iteratively  (iPKS) or  sequentially with directed  substrate 
transfer  between  linked modules  in multi‐modular  assembly  lines  (modPKS).  Specialized  loading 
modules or domains act as gatekeepers and initiate polyketide synthesis by starter unit loading271. 
Iterative non‐reducing  (NR)‐PKSs, having no modifying domains, elongate  successive poly‐‐ketone 

















PKSs  and  mFAS,  which  have  been  structurally  characterized  as  isolated  didomains44,46,162‐164,172. 
However, in NR‐PKSs, soluble expression of KS‐MAT is only achieved by including the SAT domain in a 
tridomain  construct85,94,  indicating  that  SAT,  KS,  and MAT  form  an  integrated  loading/condensing 
region architecture. SATs can be successfully isolated182 and swapped in the context of the condensing 
region environment272. Together with an ACP, the SAT‐KS‐MAT core region of NR‐PKSs is catalytically 







CTB1  contains  five enzymatic domains as well as  tandem ACPs  (ACP1‐ACP2).  For  initiation of CTB1 
biosynthesis, acetyl‐CoA is loaded via the SAT271 onto an ACP and transferred to the KS. The iterative 
action  of  the  KS‐MAT  condensing  region  produces  an  ACP‐tethered  heptaketide  (C14),  which  is 
subsequently cyclized by the PT and released as a pyrone by the TE276 (Figure 4.1).  
Here, we report the crystal structure of the CTB1 SAT‐KS‐MAT region, which reveals a pseudo‐dimeric 
arrangement of SAT domains nested  in a cleft  formed by  the KS and MAT domains. To specifically 
resolve  the  transient  interactions  in  the  substrate  loading  step, we  employed mechanism‐based 






synthesis of nor‐toralactone  involves  initial  loading of the starter unit acetyl‐CoA by the SAT and six cycles of
condensation by the KS using malonyl‐CoA loaded by the MAT. The linear product is cyclized and released by the






The 2.8 Å  resolution crystal  structure of SAT‐KS‐MAT  reveals a  compact dimer of  rhomboid  shape 
(Figure 4.2, Supplementary Table 4.1a, Supplementary Figure 4.5). The two KS domains dimerize and 


























domain  linked  to  the KS of  the  first protomer  is nested by  the KS‐LD‐MAT domains of  the  second 
protomer  (Figure  4.2a).  The  clefts  formed  between  the MAT  and  KS  domains, which  have  been 









Å2  (Figure 4.2d,  Supplementary  Figure 4.7d,e) and  a network of at  least  two  salt bridges  and  five 
hydrogen  bonds, while  the  interface  to  the  other  protomer’s  KS  domain  is  considerably  smaller 
(184 Å2)  (Supplementary  Figure  4.7f,g).  Notably,  the  SAT  contacts  the  KS  and MAT  of  the  other 
protomer, without interfacing with the connecting LD. 
The SAT pseudo‐dimer  is arranged at a 35° angle  relative  to  the condensing  region KS‐MAT dimer 
(Figure 4.2b), but the twofold symmetry axes of KS and SAT are aligned. The N‐ and C‐termini of the KS 
and SAT domains are arranged in close proximity to the twofold axis (Figure 4.2a). Although CTB1 is an 
iPKS,  the  location of N‐ and C‐termini at opposite ends of  the molecule would be compatible with 
extended connectivity in an assembly line. The only other known structure of a NR‐PKS SAT, which was 
excised as an isolated domain from CazM182, reveals a C‐terminal linker element that ends in a similar 






the  loading/condensing  region  reveal high  structural conservation with  their closest  structural and 
functional  neighbours  (Supplementary  Table  4.2a).  The  SAT  has  a  conserved  Cys‐His  dyad 
(Supplementary Figure 4.9a), which resembles the catalytic Ser‐His dyad  in AT domains of PKSs and 






To analyze the  impact of substrate  loading, we trapped CTB1 SAT‐KS‐MAT  in an  initial post‐loading 
state by mechanism‐based crosslinking13,21 and analyzed it by cryo‐EM (Supplementary Figure 4.10). In 
CTB1,  the  SAT mediates  loading  of  acetyl  or,  less  efficiently,  propionyl moieties  onto  ACP271  for 
subsequent transfer to the KS active site cysteine. A Ppant analog  linked to a selectively reactive α‐
bromopropionyl moiety was synthesized (see Supplementary Note 4.1) and enzymatically loaded onto 


















see  online  Methods).  Single‐particle  processing  including  reference‐free  maximum  likelihood 
classification provided  a  single, predominant  conformation of  SAT°‐KS‐MAT°=ACP2  (for details  see 
online Methods). Although the sample used for grid preparation was >90% crosslinked to ACP2, only a 
single ACP position was clearly resolved  in an overall asymmetric structure  (Figure 4.3a‐c). ACP2  is 
bound in a cleft between the LD and the KS/KS’‐dimer. The N‐terminal end of helix II in ACP2, which 
contains the Ppant analog‐bearing DSL motif, points directly towards the KS active site entrance. For 




















positively  charged  arginine  or  histidine  in  the  CTB1  clade  (Supplementary  Figure  4.14a,b).  The 
mutations R461A or R658A  reduce  activity  considerably while  the  corresponding  charge‐inversion 
mutations to glutamate completely abolish nor‐toralactone production, strongly suggesting that the 











of an unusual  four‐helical extension of  the  canonical ACP domain  in yFAS. The  corresponding SAS 
distance in SAT°‐KS‐MAT°=ACP2 is 28 Å, in agreement with a covalently trapped functional interaction 














docking  surface  observed  in  CTB1,  and  verified  by  mutant  activity  assays  in  deconstruction 
experiments,  is  partially  blocked  in  PikAIII  due  to  the  divergent  location  of  the  LD  domain 
(Supplementary Figure 4.15d,e). 
The cryo‐EM solution structure of SAT°‐KS‐MAT°=ACP2 reveals considerably greater asymmetry than 
the  crystal  structure  without  ACP2,  strongly  suggesting  that  the  predominant  asymmetric 
conformation  derives  from  ACP2  binding  by  either  an  induced  fit  or  conformational  selection 
mechanism278. Relative to the crystal structure, the SATs are translocated individually, not as a rigid 
dimer,  towards  the  central  KS  domains  (Supplementary  Figure  4.16a,b).  ACP2  binding  caused  an 






experiments,  coupling  of  structural  changes  and  catalysis might  be  representative  for many  NR‐
PKSs48,91.  




non‐iteratively  acting  modPKSs,  however,  currently  no  information  is  available  on  functional 
asymmetry.  In contrast, symmetric  large scale conformational  transitions with  the  requirement  for 
partial refolding of conserved domains have been visualized by EM analysis of distinct functional states 













for  the  second  ACP,  as  indicated  by  the  crystallographic  B‐factors13.  A  distinct  type  of  persistent 
structural  asymmetry  is  observed  in  the  iterative  actinorhodin  type  II  PKS,  where  asymmetry  is 




















formation analogous  to  conformational  coupling44  and  large  scale  rearrangements42,45 observed  in 




understanding  substrate  loading  and  transfer,  as  well  as  the  functional  integration  of  individual 
domains  into  large multienzymes or even assembly  lines remains a challenge. Our analysis of CTB1 
SAT‐KS‐MAT now reveals the organization of an integrated loading architecture in a PKS, and suggests 
a mechanism for conformational coupling between the two protomers of the dimeric PKS promoted 














structure.  D.A.H.  performed  cryo‐EM,  data  processing, modelling,  refinement  and  analysis  of  all 
structural data. C.H.R. optimized and prepared crosslinked CTB1 SAT°‐KS‐MAT°=ACP2  for structural 
analysis and performed mutational experiments  for  structural validation.  J.M.K.  synthesized  the α‐










online  version  of  the  paper.  Reprints  and  permissions  information  is  available  online  at 
http://www.nature.com/reprints/index.html. Publisher’s note: Springer Nature remains neutral with 




Plasmids  used  in  this  study  were  assembled  using  standard  protocols.  CTB1  SAT°‐KS‐MAT°  was 
generated by site directed introduction of the mutations C119A and S1010A. All plasmids used in this 
study are summarized in Supplementary Table 4.3. The plasmids for expression of wild‐type CTB1 SAT‐







NdeI  and  NotI  sites  using  T4  DNA  ligase.  Active‐site  mutations  for  selective  crosslinking  were 
































and  conditions  were  optimized  as  recommended  by  the  manufacturer.  Complete  cleavage  was 
achieved using approximately 100 μL thrombin agarose resin per 50 mg CTB1 ACP2 at 2 mg/mL CTB1 
ACP2 in reaction buffer. Reactions were rotated for 3 h at 25 °C. Cleavage was monitored by SDS‐PAGE 
and  confirmed  by  MALDI‐TOF  (Bruker  Auto  Flex  III).  Cleaved  CTB1  ACP2  was  isolated  by  brief 
centrifugation at 500 × g  to pellet  the  thrombin resin and dialyzed  in 50 mM Tris pH 7.5, 5%  (v/v) 
glycerol at 4 °C. 
4.10.4 Expression	and	purification	of	CTB1	SAT‐KS‐MAT	for	crystallization	










(200  μM  phenylmethylsulfonyl  fluoride,  20  μM  bestatin,  4  μM  E64,  2  μM  pepstatin  A,  20  μM 
phenantrolin, 2 μM phosphoramidon) as well as DNase I, RNase A, and lysozyme. Cells were placed on 
ice  and  lysed  by  sonication.  The  lysate was  cleared  by  centrifugation  (100,000  ×  g,  30 min)  and 








HEPES  pH  7.4,  1 M  NaCl,  10%  (v/v)  glycerol,  2.5 mM  β‐mercaptoethanol).  The  protein  was 







α‐bromopropionyl  aminopantetheine  was  phosphorylated  enzymatically  under  the  following 
conditions: 0.25 mg/mL PanK (pantothenate kinase), 2 mM α‐bromopropionyl aminopantetheine, 5 
mM ATP, 20 mM KCl, 10 mM MgCl2, 50 mM Tris pH 7.5 at room temperature for approximately 20 h. 
Complete phosphorylation was  confirmed by UPLC‐ESI‐MS  (Waters Acquity/Xevo‐G2, negative  ion 
mode). All protein was removed from the reaction with a 3 kDa MWCO Amicon Ultra centrifuge filter 
(Millipore).  The  flow‐through was  flash  frozen  in  liquid  nitrogen  and  lyophilized  to  dryness.  The 
resulting  white  powder  was  resuspended  in  5%  aqueous  acetonitrile.  α‐bromopropionyl 








ACP2  in  a  one‐pot  enzymatic  reaction  under  the  following  conditions:  0.5 mM  α‐bromopropionyl 















Fast  Flow  resin  (GE Healthcare) was  equilibrated with  50 mM  Tris  pH  7.5,  10%  glycerol,  and  the 
crosslinking reaction mixture was applied to the column. SAT°‐KS‐MAT° and SAT°‐KS‐MAT°=ACP2 were 
separated using a gradient of potassium  chloride  from 0‐500 mM. To  remove  free ACP2  from  the 
crosslinked  protein,  fractions  containing  SAT°‐KS‐MAT°=ACP2  were  pooled  and  applied  to  an 











in  assay buffer  (100 mM potassium phosphate pH 7, 10%  glycerol, 1 mM  TCEP).   Reactions were 
initiated by addition of 0.5 mM acetyl‐ S‐N‐acetylcysteamine  (SNAC) and 2 mM malonyl‐SNAC, and 
incubated  for 4 h at 25  °C. The 250 μL  reactions were quenched with 10 μL hydrochloric acid and 
extracted  thrice with  ethyl  acetate.  Extracts were pooled, dried,  and  resuspended  in  250  μL  20% 
aqueous acetonitrile for HPLC analysis. 
Product profiles of each enzyme mutant were analyzed on an Agilent 1200 equipped with a Prodigy 
ODS3 analytical column  (4.6 x 250 mm, 5  μ, Phenomenex). 100  μL  injections were  separated by a 





















wavelength  of  1.000  Å.  Data  reduction was  performed  using  XDS  and  XSCALE203  and  data were 









Initial  sample  quality  was  evaluated  by  conventional  negative‐stain  EM.  Initial  cryo‐EM  analysis 
revealed  a  monomer‐dimer  equilibrium,  which  has  previously  been  observed  for  PKS  and  FAS 
fragments42‐44,46,159. Buffer  conditions were optimized by analyzing    SAT‐KS‐MAT by analytical  size‐







using  a Vitrobot  (FEI, Vitrobot  III). An  incubation  step was  omitted  due  to  fast  adsorption  of  the 
particles  to  the  carbon.  The  integrity  of  the  crosslinked  sample  was  analyzed  by  denaturing 





formation and particle adsorption  to  carbon.  Final data was  collected using  a Titan Krios electron 
microscope (FEI), operated at 300 kV, a GIF Quantum LS imaging filter (Gatan) and a K2 Summit (Gatan) 
operating in counting mode. Images were acquired at 0.8‐4.5 μm defocus and a nominal magnification 





Drift  correction  of  dose  fractionated  frames280 was  performed  using  Zorro281  and  global  contrast 
transfer function (CTF) parameters were determined using CTFFIND4.1282. Particles were picked from 
aligned  dose‐filtered  averages  using  the  swarm  semi‐automated  procedure  as  implemented  in 






global  followed  by  local  reference‐free  3D  classification  and  alignment  without  symmetry  were 
applied, yielding highly similar classes that were combined in a consensus refinement prior to movie 
refinement and particle polishing as  implemented  in Relion‐2284. Parameters  for B‐factor  fitting as 
function of movie frames have been carefully examined as well as the different number of frames in 










































PksA  ACP  NMR  structure,  the  loop  regions  were  excluded  from  the  final  model  after  all  atom 
refinement,  without  affecting  model  statistics  (Supplementary  Table  4.1b).  The  resulting  model 






a  mostly  disordered  state  without  a  solid  interface,  tethered  only  by  covalent  crosslinking 
(Supplementary  Figure  4.12a,b)  cannot  be  strictly  excluded.  However,  we  cannot  exclude  the 
possibility that effects of selective adsorption of partially or fully crosslinked SAT°‐KS‐MAT°=ACP2 or of 
































 CTB1 SAT-KS-MAT 
Data collection  
Space group C2221 
Cell dimensions  
    a, b, c (Å) 108.05, 230.2, 253.8 
(°) 90.0, 90.0, 90.0 
Resolution (Å) 126.9 – 2.77 
Rmerge (%)* 21.2 (193.8) 
I/I* 10.13 (1.03) 
CC1/2* 99.5 (43.3) 
Completeness (%)* 99.2 (91.9) 
Redundancy* 8.5 (5.6) 
Refinement  
Resolution (Å) 63.45 – 2.77 
Rwork/ Rfree 0.21 / 0.24 
No. atoms 39,201 
    Protein 38,682 
    Ligand/ion 167 
    Water 352 
B-factors 70.17 
    Protein (Å2) 70.31 
    Ligand/ion  (Å2) 84.20 
    Water (Å2) 48.78 
R.m.s deviations  
    Bond lengths (Å)  0.002 
    Bond angles (º) 0.496 
b 
 CTB1 SAT°-KS-MAT°=ACP2 
Data collection and processing  
Nominal magnification 105,000x 
Voltage (keV) 300 
Electron exposure (e- Å-2) initial / final 90 / 41 
Defocus range(μm) 0.8-4.5 
Pixel size (Å) 1.326 
Symmetry imposed C1 
Movies 1,728 
Frames per movie 60 
Initial particles images 122,089 
Final particle images 25,107 
Refinements  
Initial model used ab initio 
Model resolution (Å) 
    FSC threshold 
7.1 
0.143 
Model resolution range(Å) 4-10 
Map sharpening B-factor (Å2) -350 
Model composition  
    Non-hydrogen atoms 19,628 
    Protein residues 2,591 
    Ligands 0 
R.m.s deviations  
    Bond lengths (Å)  0.010 
    Bond angles (º) 1.290 
Validation  
    MolProbity score 1.57 
    All-atom clashscore 6.09 
    Rotamer outliers (%) 0.00 
Ramachandran plot  
    Favored (%) 96.47 
    Allowed (%) 3.41 
    Disallowed (%) 0.12 








Structure 1  Structure 2 Cα r.m.s.d. [Å] Aligned residues 
CTB1 SAT CTB1 SAT (2nd chain) 0.34 350 
 Closest* in PDB (3G87) no multienzyme 2.56 262 
 human FAS MAT (3HHD) 2.59 249 
 CazM SAT (4RPM) loading domain 2.63 272 
 PksE AT (5DZ7)† 2.64 245 
 procine FAS MAT (2VZ9) 2.65 244 
 PKS13 AT (3TZX) 2.75 249 
 PksC AT (5DZ6) † 2.78 251 
 CTB1 MAT 2.81 255 
 DEBS AT5 (2HG4) 2.81 254 
 CurL AT (4MZ0) 2.83 251 
 DEBS AT3, (2QO3) 2.86 261 
 DisD AT (3RGI)† 2.87 258 
 VinK (5CZD) 2.87 242 
 AVES1 AT (4RL1) loading domain 2.89 256 
 ZmaA (4QBU) 3.01 244 
 DYNE8 AT (4AMP) 3.05 217 
 MAS-like AT (5BP1) 3.18 259 
 OzmQ partial AT (4OQJ) 3.22 92 
CTB1 KS CTB1 KS (2nd chain) 0.23 435 
 PksL KS (5ENY) 1.40 392 
 C0ZGQ5 KS (4Z37) 1.40 398 
 CurL KS (4MZ0) 1.41 400 
 MgsF KS (4TKT)† 1.41 401 
 PksJ KS (4NA3)† 1.42 404 
 human FAS KS (3HHD) 1.44 389 
 procine FAS KS (2VZ9) 1.48 388 
 DEBS KS3, (2QO3) 1.49 406 
 DEBS KS5 (2HG4) 1.49 392 
 MgsE KS (4QYR)† 1.52 400 
 OzmH KS0 (4OPF)† 1.52 339 
 MAS-like KS (5BP1) 1.55 347 
 OzmN KS (4WKY)† 1.60 374 
 RhiE KS (4KC5)† 1.61 399 
 Closest* - FabF KS (4JB6) no multienzyme 1.64 378 
 OzmQ (4OQJ)† 1.75 375 
CTB1 MAT CTB1 MAT (2nd chain) 0.23 304 
 CurL AT (4MZ0) 1.72 281 
 MAS-like AT (5BP1) 1.82 285 
 PKS13 AT (3TZY) 1.83 290 
 human FAS MAT (3HHD) 1.83 280 
 procine FAS MAT (2VZ9) 1.85 279 
 DYNE8 AT (4AMP) 1.86 231 
 DEBS AT3, (2QO3) 1.87 285 
 DEBS AT5 (2HG4) 1.89 290 
 Closest* in PDB: AVES1 AT (4RL1) loading domain 1.92 284 
 ZmaA (4QBU) 2.00 275 
 DisD AT (3RGI)† 2.02 269 
 PksC AT (5DZ6)† 2.06 266 
 PksE AT (5DZ7)† 2.09 264 
 VinK (5CZD) 2.26 261 
 OzmQ partial AT (4OQJ) 2.50 89 






Interface 1 Interface 2 Min area [Å2] Max area [Å2] Hydrogen bonds Salt bridges 
SAT KS-LD-MAT-post MAT linker 1197.2 1230.1 6-8 3 
SAT§ KS§ 183.8 184.9 1-2 0 
SAT§ MAT§ 946.1 966.8 5-6 2-3 
SAT SAT 323.7 323.7 0 0 
SAT dimer KS dimer 659.9 659.9 3 0 
SAT dimer KS-LD-MAT-post MAT linker dimer 2718.5 2718.5 14 7 
SAT§ SAT-KS linker§ 486.7 500.1 1-2 0 
KS KS 2607.1 2607.1 10 1 
KS LD 415.9 416.5 4 2 
KS post-MAT linker 1460.0 1465.8 12-13 3-4 
LD post-MAT linker 1262.5 1277.4 8 0-1 
MAT post-MAT linker 908.5 911.5 4 1 









Plasmid Protein Vector Tag MW (g/mol)  (M-1cm-1) 
pECTB1-NKA6 SAT-KS-MAT pET-24a C-His6 140150 138200 
pECTB1-SKM-C119A-S1010A SAT°-KS-MAT° pET-24a C-His6 140150 138200 
p28CTB1-ACP1 ACP1 pET-28a N-His6 11160 N/A 
p28CTB1-ACP2 ACP2 pET-28a N-His6 11970 5500 
pECTB1-SKM-R461A SAT-KS-MAT-R461A pET-24a C-His6 140150 138200 
pECTB1-SKM-R461E SAT-KS-MAT-R461E pET-24a C-His6 140150 138200 
pECTB1-SKM-R658A SAT-KS-MAT-R658A pET-24a C-His6 140150 138200 
pECTB1-SKM-R658E SAT-KS-MAT-R658E pET-24a C-His6 140150 138200 
pECTB1-SKM-R879A SAT-KS-MAT-R879A pET-24a C-His6 140150 138200 
pECTB1-SKM-R879E SAT-KS-MAT-R879E pET-24a C-His6 140150 138200 
pECTB1-PT PT pET-24a C-His6 41240 26150 
pECTB1-TE TE pET-28a N-His6 33630 38055 
 
Supplementary Table 4.4 | Primers used in this study. 












































































































































































































(S)‐3‐(2,2,5,5‐tetramethyl‐1,3‐dioxane‐4‐carboxamido)propanoic  acid  (2):  D‐pantothenic  acid 
hemicalcium salt (11 g, 46.2 mmol) and p‐toluene sulfonic acid hydrate (17 g, 100 mmol) were added 
to acetone (200 mL) in a flame‐dried, round‐bottomed flask under argon. Molecular sieves (4 Å, 200 g) 






















combined  organic  extracts  were  dried  over  anhyd.  Na2SO4,  followed  by  concentration  by  rotary 
evaporation. A white solid precipitated from the solution and was filtered off. The remaining oil was 
fractionated  by  flash  silica  chromatography  (100%  EtOAc)  to  afford  pure,  diprotected  Cbz‐


































1.02  (s,  3H),  0.97/0.96  (2×s,  3H).  13C{1H}  NMR  (101  MHz,  CDCl3):  δ  172.10/172.07,  170.42, 




















product  is determined by  the enzymatic composition of modules  in an assembly  line. The dynamic 












by their  linker‐based architecture without stable domain  interfaces. This  linker‐centric organization 
provides the framework for evolutionary domain shuffling and rationalizes the observed diversity of 




















first visualization of a specialized substrate  loading architecture  in PKS.  It  revealed  the  intertwined 








Various  architectural models have been described  for PKS,  including  the  initial  FAS‐like, MAS‐like, 
PikAIII‐like and recently a CTB1‐like architecture. All models except for the PikAIII‐based one, suggest 
a common condensing region architecture.  





during  evolution.  In  PKS,  the  fully  reducing modifying  region  is  not  the most  common  one.  Fully 
reduced polyketides are chemically inert fatty acids, which suited for isolating cellular compartments, 







derived  from  the  fully  reducing  MAS‐like  architecture:  All  ΨKR/KR  domains  have  a  conserved 
N‐terminal  linker  that  wraps  around  the  ΨKR/KR  surface  and  end  in  a  short  unstructured  loop 














can be  easily derived by  virtual  ER  removal  (Figure  5.2c, d).  Indeed,  crystal  structures of  isolated 
DH176,178,179 and ΨKR/KR200 domains from such modules closely resemble the domains in the MAS‐like 
architecture and also contain a short fragment of the DH‐ΨKR linker helix176,178. 
The  smallest  reducing modifying  region  contains only  the ΨKR/KR domain  and produces hydroxyl 
groups. It is the most frequent modifying region, probably because it makes the product hydrophilic, 
susceptible  for  tailoring  modifications  (e.g.  glycosylation  or  O‐methylation),  and  prevents  side 
reactions of non‐reduced polyketides during transfer steps to downstream modules (see below). The 
architecture  of  such  a modifying  region  can  be  reconstructed  from  two  fragments:  One  crystal 
structure  of  a  ΨKR/KR  domain was  solved  containing  an  N‐terminal  helical  linker  that  facilitates 
dimerization297. This element occupies a central position that is spatially close enough to reasonably 
connect a condensing region (Figure 5.2e). Two condensing regions of such modules (KS‐AT‐ΨKR/KR) 
have  been  crystallized163,164  and  reveal  the  same  conserved  connection  as  observed  for  all  other 
condensing regions. Furthermore, all N‐terminal ΨKR/KR  linkers  (in all modifying regions) contain a 




by  the  cryo‐EM  structure  of  PikAIII  (Figure  1.11).  The  architecture  of  PikAIII  (Figure  5.2f)  reveals 

















highly  specialized  fungal  iterative  counterpart  to  (g). The greyed out  region  supports cyclization of  the non‐
reduced polyketides. Structures of PT92 and TE181 are known. The architecture with two ACPs corresponds to 
CTB1. 
A module, even  smaller  than  this  contains no  reducing domains at all and produces poly‐ketones 
(polyketides), as exemplified by NR‐PKS  (Figure 5.2g).  In contrast  to  fully  reducing modules  (Figure 
5.2a, b), non‐reducing modules produce the most reactive polyketide species, which is so reactive that 
it  can  spontaneously  cyclize  into  aromatic  ring  systems,  even without  chaperoning  by  a  PT.  Such 










DEBS  assembly  lines298.  For  non‐reducing  modPKS  modules  this  indicates  that  a  highly  reactive 




site environment94, as  long as no modification  is  required as part of a programmed event  (e.g. as 
imposed  by  a  CMeT  domain).  In  that  case  the  nascent  non‐reduced  polyketide  chain  would  be 
transferred  between  the  KS  active  site  cysteine  and  the ACP  Ppant  (compare  Figure  1.6) without 
leaving the active site. Only the ACP would leave the KS active site in order to load extender units. This 
shows  that  iterative  NR‐PKS  are  particularly  designed  to  handle  the  most  reactive  form  of  all 
polyketides and that iteration can protect the product. 
These  examples  from  fully  reducing  to  non‐reducing modules  show  how  differently modules  are 
employed and how their function reflects the reactivity of the product. 
 
5.3 Programmed	 iterations	 and	 inter/intramodular	 transport	 of	
substrates	
As  described  above,  iteration  can  be  beneficial  for  the  protection  of  non‐reduced  highly  reactive 
polyketides. For KS domains in NR‐PKS it was shown, that the KS domain determines the polyketide 













a  KR  domain  in  a  PR‐PKS299, which  influences  programming.  This  shows  that  always  the  domain 
determines  the  substitution  pattern  that  dominates  intermediate  substrate  binding  and  thereby 
eventually  interrupts  the  normal  substrate  channeling  (KSKRDHER)  (Figure  5.3b).  Via  this 




















domain was  removed  from  the  trajectory  (compare Figure 5.3b), causing  transfer  to  the next best 
acceptor (the  initial KS). An  increasing amount of assembly  lines  is discovered that contain  iterating 
modules116,119,124, including a mutant strain of the prototypical DEBS123. As such events often produce 
derailment products and are not the main product of a modPKS, this was initially called “stuttering”. 
The  substrate  recognition  by  downstream modules  does  not  only  include  the  recognition  of  the 
substrate  itself, but also of  the ACP.  In order  to prevent back  transfer  to  the  initial KS, alternating 
constructive charge‐charge interactions were proposed between an ACP and its downstream KS, while 
charge  repulsion with  the KS of  the  same module would hinder back  transfer26. This was partially 
confirmed by swapping an N‐terminal fragment of ACP helix I of DEBS ACP2 with ACP3, which induced 



















mainly differentiate  in  their programming, which  follows  colinearity  in modPKS  and  an  encrypted 
substrate promiscuity trajectory  in fungal  iPKS. Exceptions from the “rule of colinearity”  in modPKS 
reveal common principles and highlight their close relationship with iPKS. 
Figure 5.4 | Substrate processing within iPKS and modPKS modules. 




as representative for fully reducing modules  in modPKS. Priming substrates  in modPKS are  loaded via  loading
modules or  transferred  from upstream modules  (bottom) at  the N‐terminus. The product  is  transferred  to a
downstream module (top). Very little is known about the inter‐modular connection and transfer mechanism. If


















A  symmetric model with  indicated  two‐fold axis  is  shown  in  the center, while  the neighboring models  show
coupled asymmetric  interactions and their  influence on the mean sphere of diffusion range of the ACPs. The 
overall  model  resembles  a  V‐twin  engine.  Red  and  orange  circles  indicate  catalytic  domains.  The  colors 
correspond to KS and (M)AT domains, but they may be any other. 
Oligomeric enzymes that catalyze only one reaction and provide identical conditions at all active sites, 
are  often  substantially  less  flexible  than  PKS,  exhibit  high  symmetry  and  can  be  studies  at  high 
resolution,  like  the  β‐galactosidase300. However,  PKS  and  FAS  contain  plenty  of  different  catalytic 
domains  on  one  polypeptide  and  their  architecture must  provide  appropriate  conditions  for  all 
reactions, including active site distances that must be overcome by the ACPs. From a rational point of 
view, it appears unlikely that dimeric multienzymes with flexibly tethered carrier proteins and a linker 
















if this conformational change  inhibits ACP binding to the second KS active site or  if this  inhibition  is 
mediated by changes within the KS dimer, as indicated by enhanced disorder in the binding region of 
the not  visualized  second ACP  (Supplementary  Figure 4.12a).  It might be  that  the  conformational 
















where  two pistons  synergistically work  together.  In  every V‐twin  engine,  combustions have  to be 
coordinated. In analogy, the KS dimer (at least in NR‐PKS) fulfills such a synchronization function by 
selective binding of just one ACP. Notably, the KS domain catalyzes the irreversible step (V‐twin engine: 

























three  domains  in  the  order  C‐A‐PCP, which  resembles  a  PKS  condensing  region  in  function  and 











conformational changes. Notably,  the PCP  is directly connected  to Asub, which has  the potential  to 
couple A domain activity to PCP motion. Indeed, structural comparison on α,β‐methyleneadenosine 
5′‐triphosphate (AMPCPP)311, AMP312 and PCP310 bound states indicates that the approach of the PCP 
to  the  A  domain  active  site  tilts  Asub  in  a  lever‐like movement,  which  triggers  adenylation  and 
subsequent  PCP  loading  in  one  concerted motion.  Afterwards,  the  loaded  PCP(n)  as  well  as  the 
upstream PCP(n‐1) translocate to the C domain, which catalyzes peptide bond formation between an 
amino acid group amine and a PCP thioester. In contrast to PKS, the nascent polypeptide always stays 






Despite  of  the  architectural  differences  between  PKS  and NRPS,  both multienzymes  can  occur  as 
hybrids  (Figure 1.8b), which dramatically expands  the chemical  space  these machines can explore. 
Such hybrid NRPS systems are not limited to modPKS, but can also be found for fungal iPKS, that can 
have a C‐terminal NRPS module, which attaches an amino acid after  iterative polyketide synthesis, 
such  as  the  Equistatin  (HIV‐I  integrase  inhibitor)  producing  HR‐PKS  EqiS313.  To  the  best  of  my 






















only  very  limited  information  is  available  about  these  connections.  It  is  also  unclear  if  structured 






huge  conformational  heterogeneity  and  suggested  that  NRPSs  lack  a  uniform  supermodular 
architecture307.  For PKS a  low  resolution  SAXS model of  the DEBS3 bimodule was published43 and 











is by  far  too  low. However,  it was  shown  that  the bacillaene assembly  line  subunits  localizes  to a 
membrane region and form regions of high local concentration with a mass of 10‐100 MDa317 (Figure 
5.9a‐d). The biological reason for the formation of such cellular foci as well as the function of bacillaene 








relevance of  such  arrays  is unclear.  Therefore,  further  investigations of  PKS  and hybrid NRPS‐PKS 
assembly lines are required to unravel supermodular architecture and intermodular substrate transfer. 
Interestingly, similar organizations with different functions can be observed in eukaryotic cells, such as 
processing‐bodies  (P‐bodies)  or  stress  granules.  Such  foci  can  fulfill  different  functions  in mRNA 













antibodies against  the  fluorescence protein  tag. The micrographs show  the  localization of gold beads  (arrow
head) to the dense structure (arrow), corresponding to PksE (b) and PksR (c). d, PksR immunogold labelled at
higher magnification (scale bar: 100 nm). Panels (a‐d) were adapted from Straight P.D. et al.317 Copyright 2006






Since  the  discovery  of  polyketide  chemistry more  than  a  century  ago147,  the  perspective  on  the 
producers  of  natural  products  has  changed  dramatically.  Nobody  would  have  thought  that 
microorganism employ machines with the complexity and supramolecular size of organelles for the 
production  of  secondary  metabolites.  In  fact,  still  very  little  is  known  about  their  higher‐order 
organization  and  cellular  integration.  The  biosynthetic  potential  of  catalyzing multi‐step  chemical 
syntheses by applying assembly lines of catalytic modules and the vision of creating custom products 
by genetic engineering attracted great attention in natural product research and drug discovery. The 
incredible  size of  some PKS  subunits  suggests  that  they might  start polyketide production, already 














is  terminated either via Rho‐dependent  terminators  that cause ATP dependent dissociation of  the 
transcription elongation complex  (TEC)320 or  intrinsic  features  such as GC‐rich hairpins  followed by 
uridine  rich  regions  that  cause  halting  of  the  complex  and  release  of  the  transcript. Many  PKS 
expressing bacterial strains have a remarkable high genomic GC content, e.g. Myxobacteria (70 %)41, 
which causes stable RNA‐hairpin formation and can result in massive stalling of the TEC as long as the 
PKS  is not expressed  in  its natural environment.  For  the difficidin and macrolactin PKS  clusters of 
Bacillus amyloliquefaciens  it was recently shown  that a processive antiterminator321 of  the NusG322 
family called “long operon associated protein” (LoaP) is encoded in close proximity to the gene clusters 
and prevents premature termination by suppressing transcriptional pause sites  in the transcripts of 



















might be possible  e.g. by phosphopantetheinylation,  regulation of  type  II TEs  that  remove  stalled 














model  organism  for  PKS  research  with  established  genetics,  low  genomic  GC  content,  LoaP 
independent  transcription  of  the  bacillaene  PKS323,  good  properties  for  recombinant  protein 
expression326, and is simple to culture. Furthermore, some structures of PKS74,318 and NRPS39,303 have 
already been determined from this organism. In addition, some modules of the bacillaene PKS provide 
optimal  conditions  for  structural  studies  on  bimodules  by  Cryo‐EM  or  X‐ray  crystallography. One 
example is a bimodule of the PksR subunit with the unusual organization KS‐DH0‐ACP‐KS. Besides of 
the ACP, all domains should be dimeric and arranged along  the central dimer axis without  flexibly 
tethered AT  or  ΨKR/KR  domains  that might  cause  increased heterogeneity. Moreover,  the  entire 














to  apply  minor  adaptations  and  obtain  functional  PKSs.  The  architecture  of  the  NR‐PKS 
loading/condensing region might be used to exchange SAT domains in order to load different starter‐
units. SATs have been shown to specifically accept starter‐units from other HR‐PKS and FAS, which 
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